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RESUMO 
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A lesão renal causada pela isquemia é a principal causa de insuficiência renal aguda [IRA] 
em rins nativos e transplantados. A fisiopatologia da IRA induzida por isquemia/reperfusão 
[I/R] envolve alterações na hemodinâmica renal, lesão de células endoteliais e tubulares e 
os processos inflamatórios, que resultam na ativação e lesão de células endoteliais, aumento 
da adesão entre células endoteliais e leucócitos, migração de leucócitos para o tecido 
afetado e comprometimento microvascular. Dentre as células inflamatórias envolvidas no 
modelo I/R, estudos demonstram a participação de macrófagos e leucócitos. Os mastócitos, 
apesar de participarem ativamente do processo de fibrose intersticial renal, são pouco 
estudados neste modelo. Estudos anteriores demonstraram que a presença de mastócitos em 
transplantes renais humanos com necrose tubular aguda [NTA] apresentou correlação com 
o desenvolvimento de fibrose intersticial. Assim, o presente estudo tem como hipótese que 
a presença de mastócitos no modelo de I/R seria um fator de risco para o desenvolvimento 
de nefropatia crônica. Para tanto, animais [ratos Wistar machos] foram submetidos ao 
procedimento clássico de isquemia/reperfusão e sacrificados a períodos variáveis de  
0 a 14 dias. Ao final de cada período foram analisadas a função renal [creatinina sérica], a 
presença de células inflamatórias [macrófagos, mastócitos, linfócitos T], a proliferação 
celular, a expressão de fatores pró-inflamatórios [osteopontina], de diferenciação  
epititélio-mesenquimal [vimentina] e pró-fibróticos [alfa-actina] através de 
imunohistoquímica. Os animais desenvolveram IRA, confirmada pela presença de elevação 
de creatinina sérica a partir de D1 e pela presença de alterações degenerativas tubulares, 
especialmente em camada medular externa. A partir do D7 pós reperfusão teve início o 
processo regenerativo tubular, com redução dos níveis séricos de creatinina e aumento do 
número de túbulos com regeneração celular. O infiltrado inflamatório medular, detectado 
por aumento de expressão de células PCNA + apresentou pico em D3. Os mastócitos foram 
as primeiras células a apresentar aumento de expressão (D1), seguidas de linfócitos e 
macrófagos em D3. Entretanto, enquanto o infiltrado de macrófagos e linfócitos diminuiu a 
partir de D7, o número de mastócitos permaneceu crescente, com pico em D14. A 
expressão de osteopontina em camada medular foi precoce (D1) e constante até D7, 
enquanto vimentina apresentou elevação a partir de D3, com pico em D5-7. Em D14, tanto 
a expressão de osteopontina como de vimentina foram menos intensas, porém ainda 
significativamente superiores às dos animais controle (Sham). Miofibroblastos, 
Resumo 
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identificados através de imunohistoquímica para alfa actina apresentaram aumento 
significativo a partir de D3, e persistiram elevados até o período final do estudo (D14). 
Estes dados sugerem que os mastócitos participam do processo de resposta renal à 
isquemia, com infiltração precoce e persistência durante o processo de 
regeneração/cicatrização. A associação com macrófagos e linfócitos sugere sua participação 
no processo inflamatório inicial. Entretanto, a persistência de mastócitos e a associação 
com expressão de vimentina e de alfa actina sugerem que estas células também tem 
participação no processo de regeneração e de cicatrização tecidual. 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
ABSTRACT 
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Renal ischemia is the main cause of acute renal failure in both native and transplanted 
kidneys. Ischemia/reperfusion lesion includes changes in renal hemodynamic, endothelial 
and tubular cell lesion, and inflammatory process, resulting in endothelial cell activation, 
increased adhesion of endothelial cells and leukocytes, migration of circulating cells to 
damaged tissue and microvascular dysfunction. While macrophages and T cells are usually 
analyzed in this model, mast cells, another group of inflammatory cells, are forgotten. 
Previous studies have shown that mast cells are involved in renal fibrosis, but its 
participation in the acute phase of renal injury remains unknown. In this study we 
hypothesized that the presence of mast cells in response to ischemia reperfusion lesion 
could be a risk factor for the development of renal fibrosis. Male Wistar rats undergone 
bilateral renal artery clamping for 45 minutes, and were sacrificed from 0 to 14 days after 
reperfusion. At each study point, renal function, (serum creatinine) and renal morphology 
(PAS staining), presence of cell proliferation (PCNA), inflammatory cells (macrophages,  
T cells and mast cells), as well as the expression of pro inflammatory (osteopontin),  
de-differentiation (vimentin) and pro fibrotic (α smooth muscle cell actin- αSMA ) markers 
were analyzed. All studied animals developed acute renal failure, confirmed by the increase 
in serum creatinine and presence of degenerative tubular cell lesions in outer medulla, from 
D1. Seven days after reperfusion the regenerative process started, with decrease in serum 
creatinine levels and increase in number of regenerative tubular cells. Interstitial 
inflammatory response in medulla, analyzed by PCNA stained, peaked at D3. Mast cells 
was the early detected cell type (D1), followed by both macrophages and T cells at D3. 
However, while macrophages and T cells infiltrates decreased from D7, mast cell remained 
in medullar interstitium, with a peak in D14. Osteopontin expression in medulla was 
observed at early points (D1), and remained constant till D7. Vimentin increased from D3, 
peaking from D5-D7. Despite a reduction of osteopontin and vimentin expression was 
observed at D14, these values were still higher than in control animals (Sham). 
Myofibroblasts, identified by αSMA staining were observed in medulla from D3, and 
persisted until the end of study period (D14). These data suggests that mast cells are 
involved in the tissue response to ischemic injury, with an early infiltration and persisting 
during the repare/scare phase. Association with macrophages and T cells suggests the 
participation of mast cells in the early inflammatory response. However, its persistence and 
association with vimentin and myofibroblasts suggests the participation in both renal repare 
and scarring process. 
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A isquemia de um órgão ou tecido é caracterizada pela deficiência na oferta de 
oxigênio e nutrientes em quantidades necessárias para a manutenção das funções celulares 
por um período de tempo. Esta deficiência é resultado da interrupção do fluxo sanguíneo, 
que desencadeia um processo de lesão celular e tecidual com graus variados de disfunção 
orgânica [Scannel, 1996]. 
A lesão por isquemia e reperfusão [I/R] está associada à alta mortalidade e 
morbidade e é fator etiológico de várias doenças, como embolia pulmonar, acidente 
vascular cerebral e doença coronariana [Thadani et al, 1996]. No tecido renal, a lesão por 
I/R é a principal causa de insuficiência renal aguda [IRA] [Thadani et al, 1996] em rins 
nativos [Raab et al, 1997] e transplantados [Shoskes & Halloran, 1996]. 
A insuficiência renal aguda é caracterizada por uma perda repentina das 
funções renais, com inabilidade em excretar produtos metabólicos, concentrar a urina, 
conservar eletrólitos e manter o balanço hídrico do organismo [Schrier et al, 2004]. A 
mortalidade varia de acordo com o grau de acometimento do órgão, entre 20 a 70% 
[Shoskes & Halloran, 1996]. Apesar de todos os avanços médicos, a IRA continua sendo o 
maior desafio na medicina clínica, com índices de mortalidade e morbidade pouco alterados 
nas últimas duas décadas [Ysebaert et al, 2000]. 
No transplante renal, sinais de isquemia são observados imediatamente após a 
retirada do órgão e seus efeitos a longo prazo têm grande importância na sobrevida do 
enxerto [Van Es et al, 1983]. Mesmo com acondicionamento correto, refrigeração e uso de 
soluções de preservação adequadas, a isquemia leva a alterações moleculares na 
microvasculatura e no interstício do órgão. A lesão por I/R promove perda de células 
tubulares renais por necrose e/ou apoptose, levando a pior função imediata do órgão e, em 
longo prazo, à menor sobrevida do enxerto [Azuma et al, 1997]. Após o implante do órgão 
ocorre a reperfusão, levando a uma resposta inflamatória aguda [Gueler et al, 2004]. É 
ainda pouco claro como os mecanismos inflamatórios desencadeados pela I/R afetam, a 
longo prazo, as funções do rim transplantado e o quanto esta lesão atua no desenvolvimento 
de nefropatia crônica do enxerto [Ysebaert et al, 2004]. 
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O tecido renal é extremamente vulnerável aos efeitos deletérios do processo de 
isquemia [Ysebaert et al, 2004]. O rim é o órgão mais perfundido do organismo, recebendo, 
em média, um aporte sanguíneo de 80mL/min x 100g peso [Brezis et al, 1984]. No entanto, 
a tensão de oxigênio no parênquima renal, em especial na região medular, é a menor 
encontrada entre os órgãos [Lubbers & Baumgartl, 1997]. Esta aparente discrepância é 
resultado da arquitetura única da vasculatura renal. Os arranjos paralelos de veias e artérias, 
correndo em contato íntimo em córtex e medula, permitem a difusão de oxigênio do 
sistema arterial para o venoso antes da entrada do sangue na rede capilar  
[Zhang & Edwards, 2002]. Ao mesmo tempo, a maioria dos segmentos tubulares possui 
capacidade reduzida de trabalho anaeróbico, necessitando do aporte de oxigênio para 
manter suas funções de reabsorção de solutos, principalmente sódio. A combinação entre 
suprimento limitado de oxigênio e alta demanda é considerada a principal causa da alta 
suscetibilidade do tecido renal à lesão isquêmica [Brezis & Rosen, 1995].  
A resposta do rim à isquemia é heterogênea. Os efeitos são observados 
inicialmente nas regiões mais vulneráveis à hipóxia [Bonventre & Zuk, 2004]. A vasa recta 
da medula renal [Friedewald & Rabb, 2004], a porção S3 do túbulo contorcido proximal e a 
porção espessa da alça de Henle são as regiões mais suscetíveis à lesão isquêmica  
[Reimer et al, 1972] devido à sua alta atividade metabólica [Brezis & Epstein, 1993]. 
A lesão isquêmica promove alterações morfológicas nas células epiteliais 
tubulares [CETs] como perda da polaridade, de bordadura em escova e das junções células-
célula na porção basal, além da re-distribuição de integrinas da porção basolateral para a 
apical [Molitoris et al, 1989]. Como todas as células aderentes, as CETs necessitam de 
adesão completa à membrana basal para desempenhar suas funções. A ancoragem destas 
células é mediada por integrinas e receptores transmembrana aderidos à proteínas de matriz 
extracelular. A lesão isquêmica leva à necrose e destacamento das células epiteliais 
tubulares, com obstrução da luz tubular [Nony & Schnellmann, 2002]. A bordadura em 
escova destacada e os debris celulares obstruem as porções distais do néfron, levando à 
dilatação tubular proximal característica de biópsias com IRA [Oliver et al, 1951]. Além 
disso, o comprometimento das células epiteliais tubulares proximais leva à redução na 
absorção de íons sódio, o que ativa o feedback túbulo-glomerular, diminuindo a taxa de 
filtração glomerular [TFG] [Schnermann & Hommer, 2003]. 
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A perda de células epiteliais tubulares viáveis leva ao vazamento de filtrado 
glomerular de volta à circulação, mecanismo conhecido como back-leack, o que eleva os 
níveis de creatinina sérica, outro indicador de IRA. Ao contrário do observado em modelos 
animais, este fenômeno é dificilmente observado em humanos [Edelstein & Schrier, 2001].  
Na fase de reperfusão também ocorre lesão tecidual, através da ativação de 
mecanismos inflamatórios e da liberação de espécies reativas de oxigênio [EROs]. A 
resposta inflamatória parecer ser o principal componente deste processo, e resulta em 
ativação e lesão de células endoteliais, aumento da adesão entre células endoteliais e 
leucócitos, migração de leucócitos para o tecido afetado e comprometimento microvascular 
[Linas et al, 1988]. 
Desta forma, a fisiopatologia da insuficiência renal aguda induzida por 
isquemia/reperfusão envolve uma complexa relação entre lesão de células tubulares, 
alterações na hemodinâmica renal, lesão de células endoteliais e processos inflamatórios 
[Molitoris & Sutton, 2004]. 
O endotélio é centro de inúmeros de processos biológicos. A perda das funções 
regulatórias das células endoteliais tem grande impacto sobre as funções renais. A lesão e 
disfunção do endotélio são fatores cruciais na alteração das funções vasculares durante a 
fase inicial e extensa da lesão renal induzida por I/R [Molitoris & Sutton, 2004]. Com a 
ativação das células endoteliais ocorre aumento da permeabilidade vascular, aumento na 
expressão de moléculas de adesão, como a ICAM-1 [Halloran et al, 1997], aumento na 
expressão de selectinas P e E na membrana [Eppiximer et al, 1997] e redução da produção 
de óxido nítrico [NO] [Brodsky et al, 2002]. 
As moléculas de adesão são cruciais para o recrutamento e infiltração de células 
efetoras para o tecido [Hancock et al, 1993]. Estas moléculas são mediadores das interações 
entre as células endoteliais e os leucócitos, desempenhando papel chave no acúmulo de 
leucócitos no local da lesão [Molitoris & Sutton, 2004].  
Estudos recentes mostram que o bloqueio da adesão leucócito-endotélio 
[Bonventre & Kelly, 1996b], a inibição da expressão de moléculas de adesão  
[Kelly et al, 1996], a redução na ativação de células endoteliais [Ghielli et al, 1998] bem 
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como a inibição de selectinas P e E [Takada et al, 1997] previnem ou reduzem os danos 
causados ao tecido pela lesão isquêmica. Além disso, a ativação de células endoteliais e o 
aumento da expressão de moléculas de adesão podem levar à formação de aglomerados 
celulares e redução na luz vascular, favorecendo fenômenos trombóticos e levando à 
obstrução mecânica de pequenos vasos [Bonventre, 1996ª]. Esta redução no fluxo 
sanguíneo resulta na diminuição significativa da taxa de filtração glomerular, característica 
de IRA [Ghielli et al, 1998]. Outro mecanismo postulado para o desenvolvimento de 
obstrução de microvasculatura é a ocorrência de deformidades celulares secundárias à 
hipóxia medular, com perda dos estoques de energia celular e dissociação do citoesqueleto 
de actina das células endoteliais [Sutton et al, 2003], que facilitam a interação  
endotélio-leucócito e a trombose de microvasculatura. 
As alterações locais no fluxo sanguíneo renal persistem após o evento 
isquêmico inicial e desempenham papel importante na lesão tecidual. Durante a fase de 
reperfusão, redução do fluxo sanguíneo para 40-50% do normal tem sido descrita em 
modelos animais e humanos [Lieberthal, 1997]. Este déficit sanguíneo é mais intenso na 
medula do que no córtex [Olof et al, 1991]. Os mecanismos envolvidos na alteração do 
fluxo sanguíneo renal pós-reperfusão não estão completamente esclarecidos [Molitoris & 
Sutton, 2004].  
Com a restituição do fluxo sanguíneo [reperfusão], há um período de 
recuperação inicial e relativa quiescência tecidual. Entretanto, nesta fase têm início as 
alterações morfológicas progressivas, com proteinúria, glomerulosclerose, obstrução 
arterial e fibrose intersticial. Esse fenômeno é acompanhado da re-expressão de moléculas 
de adesão, infiltração progressiva de linfócitos e de seus produtos associados  
[Gueler et al, 2004]. 
Embora o número de estudos sobre a ação dos leucócitos na lesão renal 
induzida por I/R seja abundante, os mecanismos de ativação e ação destas células no tecido, 
nas fases iniciais e finais do processo de I/R ainda são pouco entendidos  
[Ysebaert et al, 2004]. 
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Os leucócitos são ativados por mediadores pró-inflamatórios, como citocinas e 
EROs, e recrutados por quimiocinas e citocinas pró-inflamatórias, como a IL-1 e TNF-α 
[Donnahoo et al, 2000]. A lesão intersticial pode ter diferentes apresentações, de acordo 
com o subgrupo de leucócitos ativado [Hellberg el al, 1989]. 
A adesão dos leucócitos às células endoteliais potencializa a resposta 
inflamatória, através da liberação de novos mediadores pró-inflamatórios  
[Gueler et al, 2004]. A exposição de leucócitos às citocinas circulantes diminui a 
deformidade celular e aumenta a probabilidade de migração destas células para o tecido 
[Suwa et al, 2001].  
Na fase crítica inicial, leucócitos ativados aderem ao endotélio vascular e 
bloqueiam ou reduzem a velocidade do fluxo sanguíneo na rede capilar. Estas células 
retornam, posteriormente, à circulação sistêmica [fenômeno conhecido como hit-and-run]. 
Na fase tardia, estes leucócitos aderem firmemente ao endotélio e sofrem diapedese, 
migrando para o tecido [Savransky et al, 2006]. 
Da mesma forma que os leucócitos e as células endoteliais, as células epiteliais 
tubulares também geram mediadores que potencializam o processo inflamatório na lesão 
renal induzida por isquemia. Dentre eles, destacam-se as citocinas pró-inflamatórias  
[TNF-α, IL-6 e IL-1β] e citocinas “quimioatrativas”, como a proteína de ativação de 
macrófagos 1 [MCP-1] [Daha & Van Kooten, 2000]. Células epiteliais atuam diretamente 
na resposta à hipóxia gerando, também, moléculas de adesão e óxido nítrico, fatores que já 
foram demonstrados como sendo resposta à lesão por isquemia/reperfusão. 
Quimiocinas são sintetizadas rapidamente no rim logo após a isquemia  
[Miura et al, 2001]. Em resposta à hipóxia, a necrose celular libera uma série de fatores 
inflamatórios [Nathan, 2002]. No entanto, é difícil distinguir sinais inflamatórios gerados 
pelas células renais em resposta ao insulto da cascata de fatores ativada com o início da 
inflamação [Thurman, 2006].  
Diferentes populações de leucócitos participam do processo inflamatório em 
resposta à I/R. Os neutrófilos são as células mais estudadas neste modelo de lesão. Embora 
sejam identificados no tecido renal após o insulto isquêmico, há um pequeno infiltrado 
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inflamatório encontrado em biopsias humanas com IRA. É pouco provável que os 
neutrófilos afetem diretamente a função tubular, estando relacionados apenas à liberação de 
radicais livres de oxigênio e proteases [Ysebaert et al, 2000]. 
Outro grupo celular, cujo efeito é pouco conhecido, são os linfócitos B e T. 
Estudos recentes sugerem papel modulador destas células em modelos experimentais de 
I/R. Camundongos knockout para CD4 e CD8 [Rabb et al, 2000] e para células B  
[Burne et al, 2003], apresentaram proteção significativa contra lesão por I/R quando 
comparados aos controles selvagens. O bloqueio de mecanismos de vias de ativação de 
linfócitos T mostrou, em modelo de I/R, menor comprometimento de função renal e menor 
infiltrado mononuclear [Takada et al, 1997]. Em modelo de I/R hepática, utilizando ratos 
deficientes de linfócitos T, atímicos, foi observada proteção do órgão contra o insulto 
isquêmico [Zwacka et al, 1997]. Há evidências de que linfócitos são mediadores precoces 
da lesão isquêmica em rim, pulmão e intestino [Savransky et al, 2006]. 
A participação dos macrófagos no modelo I/R ainda não está bem definida. 
Sabe-se que estas células migram para a medula externa de rins de ratos após lesão por I/R 
[Liu et al, 1996]. Há aumento na expressão de MCP-1 durante a lesão [Burne et al, 2001]. 
Acredita-se que os macrófagos estejam envolvidos também no reparo do tecido, através de 
fibrose. Estudos com camundongos knockout para osteopontina [OPN], um fator de 
ativação de macrófagos, mostram redução na infiltração de macrófagos após a isquemia 
[Persy et al, 2003]. Estudo com o bloqueio de M-CSF [fator estimulante de colônias de 
macrófagos] mostra proteção do órgão à lesão da I/R [Jose et al, 2003]. 
Os monócitos representam 60% das células do infiltrado em modelos de I/R. 
Estas células migram para o tecido logo após a reperfusão, e são observadas no interstício e 
ao redor dos vasos sanguíneos. São recrutados por quimiocinas expressas pelas células 
endoteliais ativadas, como o MCP-1, e regulados, após a ativação, por células T  
[Gueler et al, 2004]. O infiltrado de monócitos é um pré-requisito para a fibrose e 
conseqüente deterioração do tecido. Entretanto, os mecanismos de sobrevivência, 
proliferação e diferenciação destas células na patogênese de nefropatia crônica ainda não 
são totalmente conhecidos [Gueler et al, 2004]. 
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O número de monócitos e macrófagos infiltrados nas primeiras 24 horas após 
isquemia é 12 a 25 vezes maior do que de células polimorfonucleares [PMNs]. Os 
macrófagos, como as PMNs, são capazes de secretar uma série de EROs, NO, 
mieloperoxidase [MPO] e citocinas pró-inflamatórias quando ativados  
[Heinecke et al, 1993]. O aumento da atividade de MPO reflete a infiltração e ativação de 
PMNs e macrófagos [Ysebaert et al, 2000].  
Os polimorfonucleares, recrutados para o tecido renal após a reperfusão, têm 
sido consideradas mediadores críticos de lesão parenquimatosa precoce na IRA isquêmica. 
A presença de monócitos/macrófagos e células T em modelos experimentais de I/R é 
consistente, e o infiltrado destas células predomina em camada medular externa, a região 
com maior grau de lesão [Ysebaert et al, 2000]. Diversos estudos mostram que o 
recrutamento pós-isquemia de PMNs ocorre predominantemente na medula externa 
[Vukicevic et al, 1998] e, em menor proporção, no córtex [Welbourn et al, 1991]. 
Os mastócitos são células derivadas da medula óssea, raramente encontradas 
em tecidos maduros [Roberts et al, 2000] e capazes de estocar e sintetizar uma série de 
fatores pró-inflamatórios, pró-fibróticos, vasoativos, citocinas e enzimas. Possuem 
múltiplas funções biológicas e participam da patogênese de muitas doenças  
[Schwartz et al, 1981].  
Em adição à reação de hipersensibilidade I, atuam na resposta inflamatória 
aguda e crônica [Wershil et al, 1988], na modulação da resposta imune  
[Gershon et al, 1975], na angiogênese [Meninger & Zetterl, 1992], no turnover de tecido 
conectivo e na fibrose intersticial [Hiromura et al, 1998]. 
No tecido renal normal, a quantidade de mastócitos é mínima. Todavia, 
diversos estudos descrevem aumento significativo no número de mastócitos no interstício 
renal em doenças variadas [Blank et al, 2007], como glomerulonefrites [Toth et al, 1999], 
nefropatia por IgA, glomeruloesclerose focal e segmentar [Hiromura et al, 1998], 
nefropatia diabética [Ruger et al, 1996] e rejeição de enxerto [Yamada et al, 2001].  
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Os mastócitos são detectados classicamente por técnicas de histoquímica que 
utilizam as características metacromáticas dos seus grânulos. Corantes catiônicos, como 
safranina, azul de alcian e azul de toluidina ligam-se aos glicosaminoglicanos sulfatados 
dos grânulos citoplasmáticos. O uso de azul de toluidina permite a distinção de mastócitos 
entre outros tipos celulares devido à coloração citoplasmática ortocromática azul 
[Mayrhoferl, 1980]. No entanto, as técnicas histoquímicas para coloração de mastócitos 
apresentam limitações. O número destas células no tecido pode variar de acordo com os 
métodos de fixação empregados. Solução de Carnoy é a mais indicada para a detecção e 
visualização do fenômeno metacromático, enquanto que tecidos fixados em formol 
apresentam-se menos eficientes [Wingren & Enerback, 1983]. 
A descoberta de anticorpos anti-protease específicos, como triptase  
[Schwartz et al, 1981] e quimase [Schechter et al, 1983], permitiu a detecção de mastócitos 
em biópsias de forma mais eficiente.  
A triptase de mastócitos é um mitógeno para células epiteliais, estimulando a 
expressão de IL-8 e ICAM-1 [Cairns & Walls, 1996]. Atua também sobre células 
endoteliais, induzindo a angiogênese [Blair et al, 1997]. Promove, ainda, a proliferação de 
fibroblastos renais e síntese de colágeno tipo I e fibronectina in vitro [Kondo et al, 2001]. 
A quimase é uma potente enzima envolvida na síntese de angiotensina II  
[Urara et al, 1990], no controle da permeabilidade epitelial [Greenberg & Burnstock, 1983] 
e na regulação de fator transformador de crescimento beta [TGF-β], potente fator  
pró-fibrótico [Lindstedt et al, 2001]. Estudos descrevem aumento na expressão de quimase 
em biopsias de transplante renal com fibrose intersticial franca [Yamada et al, 2001]. 
Os grânulos de heparina dos mastócitos têm efeito sobre a proliferação celular 
dos fibroblastos [Del Vecchio et al, 1988], na síntese de citocinas [Ceol et al, 2001], e de 
colágeno tipo I in vitro [Ferrao & Mason, 1993].  
Em contraste com outras células derivadas de medula, os mastócitos deixam a 
medula óssea na forma imatura, sofrendo diferenciação no local de migração  
[Church & Levischaffer, 1997]. Grande número de fatores responsáveis por este processo já 
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foram identificados [Eddy, 2001]: quimiocinas [Nilsson et al, 1999], fator de célula-tronco 
[SCF] [Valent, 1995], TGF-ß [Gruber et al, 1994], laminina [Thompson et al, 1989], fator 
de crescimento derivado de plaquetas [PDGF], fator de crescimento de fibroblastos [bFGF] 
e fator de crescimento de endotélio vascular [VEGF] [Meninger & Zetter, 1992]. 
O acúmulo de células inflamatórias no interstício renal desempenha papel 
importante no desenvolvimento de fibrose intersticial [Roberts et al, 1997]. Estas células 
secretam mediadores fibróticos que estimulam as células produtoras de matriz extracelular 
[Razzaque & Taguchi, 2002]. O estímulo para este infiltrado celular pode ser originário de 
células epiteliais tubulares, que atuam sobre os fibroblastos intersticiais  
[Johnson et al, 1998] a partir da síntese de citocinas, estimulando a infiltração de células T 
e macrófagos [Ong & Fine, 1994]. Em adição, estas células epiteliais tubulares são capazes 
de se transdiferenciar em miofibroblastos, atuando, elas próprias, na síntese de matriz 
extracelular [Tang et al, 1997]. A proliferação de fibroblastos é paralela ou precede o 
desenvolvimento de fibrose intersticial em humanos e em modelos experimentais  
[Remuzzi & Bertani, 1998]. A fibrose intersticial é um caminho conhecido para a lesão 
renal progressiva na maioria das doenças renais, havendo associação direta entre o grau de 
fibrose e o grau de disfunção renal [Eknoyan et al, 1990]. 
Até recentemente, a contribuição de mastócitos no desenvolvimento de fibrose 
intersticial vinha sendo ignorada, diferentemente de macrófagos e linfócitos  
[Roberts et al, 2000]. Mastócitos estão relacionados e/ou envolvidos em diversos processos 
fibróticos em outros tecidos, como pulmão [Qu et al, 1995], coração  
[Turlington & Edwards, 1988], fígado [Armbrust et al, 1997] e pele [Claman, 1989]. 
A presença de mastócitos no interstício renal está associada à síntese de 
colágeno por miofibroblastos [Toth et al, 1999]. Mastócitos contém diversos mediadores 
que, direta ou indiretamente, afetam a progressão de fibrose no tecido renal  
[Metcalfe et al, 1997]. Além de estimular a produção de matriz extracelular pelos 
fibroblastos [Gordon & Galli, 1994], os mastócitos também são capazes de produzi-la 
[Thompson et al, 1991]. Assim, há íntima relação entre a presença de mastócitos, fibrose 
intersticial e perda da função renal [Hiromura et al, 1998]. 
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Estudos em biopsias de rins transplantados demonstram que a rejeição 
imunológica e isquemia são, provavelmente, os mecanismos de indução da infiltração de 
mastócitos no tecido renal [De Heer et al, 1997]. A relação entre a presença de mastócitos e 
rejeição de enxerto já foi descrita em transplantes de coração [Ly et al, 1992], pulmão 
[Yousem et al, 1997] e intestino [Walgenbach et al, 1996] e na rejeição celular aguda em 
transplante renal aonde a presença de mastócitos no tecido renal indica prognóstico 
desfavorável do enxerto [Lajoie et al, 1996]. Em estudo retrospectivo de análise de biopsias 
sequenciais de transplantados renais com necrose tubular aguda, observamos um aumento 
do infiltrado de mastócitos no interstício de enxertos que progrediram para disfunção 
primária do enxerto, sugerindo que este grupo de células poderia ser utilizado como um 
marcador precoce de mau prognóstico [Sato et al, 2004]. 
O tecido renal possui uma notável capacidade regenerativa após a lesão 
isquêmica, diferentemente de outros tecidos, como o cardíaco e nervoso  
[Duffield et al, 2005]. A capacidade regenerativa se manifesta pela proliferação e migração 
de células pouco diferenciadas para as regiões desnudadas de membrana basal dos túbulos 
lesionados. Estas células sintetizam precursores epiteliais, bordadura em escova pouco 
desenvolvidas e proteínas filamentosas [Witzgall et al, 1994]. Há varias possibilidade de 
origem destas células: células epiteliais que passam por de-diferenciação, proliferação e  
re-difrenciação, células derivadas de medula óssea e células mesenquimais residentes no 
parênquima renal [Duffield et al, 2005]. A proliferação celular máxima é observada na 
região medular externa, onde a lesão é mais aparente [Witzlgall et al, 1994].  
A resposta à lesão isquêmica tem a participação de diferentes genes  
[Supavekin et al, 2003] e de algumas proteínas nefrogênicas, como a vimentina [VIM], que 
são re-expressas em células tubulares proximais em regeneração. Este processo recapitula, 
em parte, a programação genética do rim durante a fase de organogênese, incluindo 
apoptose celular [Al-awqati & Oliver, 2002]. 
A vimentina, um marcador de células mesenquimais e de células 
completamente de-diferenciadas, desempenha papel crucial durante o desenvolvimento do 
néfron e permanece detectável apenas em dutos coletores em adultos. Entretanto, estas 
proteínas são re-expressas no epitélio tubular em regeneração após a lesão isquêmica 
Introdução 
50
[Villanueva et al, 2006]. Células tubulares expressando vimentina e outras proteínas 
fibrogênicas adquirem um estado de diferenciação semelhante ao das células durante 
período de organogênese, mimetizando este processo durante a fase de recuperação da 
NTA. Estas mesmas células são as maiores fontes de regeneração renal após lesão 
isquêmica [Lin et al, 2005]. 
A osteopontina [OPN] é uma proteína multifuncional expressa em diferentes 
tecidos como osso, endotélio, epitélio, músculo liso, e células como macrófagos e linfócitos 
[Malyankar et al, 1997]. Participa de diversos processos fisiológicos e patológicos, como 
biomineralização, inflamação, recrutamento de leucócitos e sobrevivência celular  
[Mazzali et al, 2002]. Desempenha papel importante nos processos agudos e crônicos de 
inflamação e está envolvida no recrutamento e retenção de macrófagos e células T nos 
locais de inflamação [Mazzali et al, 2002].  
A expressão tubular de OPN precede a infiltração intersticial de macrófagos em 
diversos modelos de IRA [Pichler et al, 1994].  Mediadores clássicos de inflamação, como 
TNF-α e IL-1β induzem a expressão de OPN [Denhardt & Guo, 1993]. A osteopontina 
modula, in vitro, a expressão de citocinas inflamatórias por macrófagos  
[Ashkar et al, 2000], como TNF-α, IL-10 e IL-12, e também de linfócitos T  
[Adler et al, 2001].  
A expressão de OPN também está associada à fibrose. É provável que essa 
reação seja secundária à infiltração de macrófagos para o tecido e a produção associada de 
TGF-β [Ophascharoensuk et al, 1999]. Além disso, OPN atua como fator quimiotático para 
fibroblastos, potencializa fatores de crescimento, media a proliferação de fibroblastos e 
modula a secreção de MPO pelos fibroblastos [Petrow et al, 2000]. 
A osteopontina é também um fator de sobrevivência celular, protegendo as 
células do processo de apoptose. O uso de camundongos knockout para OPN em modelo de 
obstrução ureteral mostrou que, além da redução do infiltrado celular de macrófagos e de 
fibrose tubulointersticial, há aumento na taxa de apoptose em comparação com o grupo 
selvagem, sugerindo que OPN produza fatores de sobrevivência às células epiteliais in vivo 
[Ophascharoensuk et al, 1999]. 
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Em modelo de I/R, camundongos knockout para OPN apresentaram maior 
disfunção renal, aumento na expressão de óxido nítrico sintase [iNOs] tubular e maior grau 
de lesão histológica em comparação ao grupo selvagem [Noiri et al, 1999]. A inibição de 
iNOS mediada pela OPN protegeria as células renais residentes da citotoxicidade de 
macrófagos durante a inflamação [Ophascharoensuk et al, 1999]. 
A OPN também é importante no processo de reparo do tecido, e está 
relacionada com a regeneração celular. Em modelo de IRA induzida por gentamicina, 
houve correlação entre a expressão de OPN o número de células em proliferação  
[células PCNA+] [Xie et al, 2001]. Além disso, a OPN está envolvida na proliferação de 
células musculares lisas vasculares e de células mesangiais glomerulares no modelo de 
lesão renal induzida por hipóxia [Sodhi et al, 2001]. 
A ação de células inflamatórias, de mediadores de inflamação [OPN] e de 
diferenciação celular [VIM], além da liberação de citocinas, leva ao desenvolvimento de 
mecanismos de transdiferenciação epitélio mesenquimal e ativação de mecanismos pró 
fibróticos, com produção de matriz extracelular.  
Os mastócitos modulam a atividade de outras células através de liberação de 
diferentes substâncias sintetizadas e estocadas em seus grânulos citoplasmáticos. Este 
processo libera mediadores como histamina, heparina, citocinas [IL-4, IL-8, TNFα] e 
proteases [quimase e triptase], que estimulam fibroblastos e promovem a recupreração e/ou 
cicatrização do tecido [Cairns et al, 1997; Kinet 2007]. 
O processo de reparo requer uma ação celular coordenada. Os fibroblastos 
inicialmente migram para o local de lesão, tornando-se estacionários e então sintetizam 
componentes de matriz extracelular. Quanto estes fibroblastos tornam-se estacionários de 
forma prematura, não ocorre a migração para o local da lesão, comprometendo o processo 
de reparo tecidual. Au et al [2007] demonstrou que esta comunicação entre mastócitos e 
fibroblastos ocorre através de junções GAP.  
A fibrose intersticial que acompanha a doença renal é um processo complexo e 
envolve desarranjos tanto na síntese quanto na degradação de colágeno e de outras 
proteínas de matriz. É caracterizada pela perda de túbulos e capilares peritubulares e 
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acúmulo local de miofibroblastos, células intermediárias entre fibroblastos e células 
musculares lisas, que contém alfa actina em seu citoplasma [Alpers et al, 1994] e são 
capazes de sintetizar colágenos tipo I e VII [Roberts et al, 1997, Badid et al, 2000]. 
No rim normal, a presença de miofibroblastos no interstício é rara, havendo 
aumento considerável nas áreas de fibrose. Estudos experimentais e em nefropatias 
humanas correlacionam presença de miofibroblastos com a deterioração da função renal e 
mau prognóstico [Alpers et al, 1994]. Inicialmente, acreditava-se que os miofibroblastos 
eram derivados de fibroblastos circulantes provenientes de medula óssea  
[Bucala et al, 1994]. No entanto, estudos recentes mostraram que este tipo celular é 
derivado de células renais [Iwano et al, 2001], a partir da diferenciação de células tubulares 
[Hay & Zuk, 1995]. Estas células diferenciadas migram para o interstício, atuando em 
processos de fibrogênese e neovascularização [Rockey, 2000; Vesey et al, 2002]. 
Estudos in vitro sugerem que estas alterações são induzidas por citocinas pró 
fibróticas, como TGF-β [Li et al, 2002], fator de crescimento de fibroblastos [bFGF] 
[Strutz et al, 2002] e IL-1 [Vesey et al, 2002]. Em modelos de lesão renal isquêmica, as 
células tubulares proximais, pela sua alta atividade metabólica, são mais susceptíveis à 
hipóxia, com maior capacidade de transdiferenciação e aumento da expressão de fatores 
pró-fibróticos, como colágeno tipo I, TGFβ e IL-1 [Orphanides et al, 1997]. 
Assim, a fibrose intersticial que acompanham a doença renal é um processo 
complexo, envolvendo alterações tanto na síntese como na degradação de colágeno e de 
outras proteínas de matriz. Macrófagos e fibroblastos são as principais fontes de matriz 
extracelular. Durante a lesão isquêmica renal, células epiteliais tubulares podem sofrer 
diferenciação em fibroblastos, com envolvimento de citocinas, fatores de crescimento e 
moléculas de adesão. Os mastócitos, células com funções pró-inflamatórias e pró fibróticas 
apresentam correlação com o grau de fibrose e de deterioração de função renal. Entretanto, 
sua participação no processo inicial de lesão renal, especialmente em resposta ao estímulo 
isquêmico, ainda não foi determinada. 
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Considerando que os mastócitos participam da resposta inflamatória na lesão 
renal, através da liberação de mediadores inflamatórios e que, em rins transplantados com 
necrose tubular aguda, a presença de mastócitos apresentou correlação com a má evolução 
do enxerto (primary non function), levantamos a hipótese que, no modelo de insuficiência 
renal aguda por isquemia/reperfusão, a presença de mastócitos seria um fator de risco para 
desenvolvimento de fibrose intersticial. 
Hipótese 
57
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
3- OBJETIVOS 
 
 59
3.1- Principal 
Determinar a participação de mastócitos na lesão renal aguda induzida por 
isquemia/reperfusão. 
 
3.2- Secundários  
• Determinar a relação temporal do infiltrado inflamatório de mastócitos, 
macrófagos e linfócitos no interstício renal no modelo de IRA por I/R. 
• Correlacionar o infiltrado de mastócitos com o de outras células 
inflamatórias; 
• Correlacionar o infiltrado de mastócitos com marcadores de inflamação 
[osteopontina], de transdiferenciação epitélio-mesenquimal [vimentina] e de 
fibrose intersticial [alfa actina]. 
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4.1- Modelo experimental 
A insuficiência renal aguda isquêmica foi obtida através do clampeamento 
bilateral dos pedículos renais, durante 45 minutos, em modelo clássico de lesão  
[Kelly et al, 1996]. 
O protocolo de estudo foi apresentado ao CEMIB [Centro Multidisciplinar para 
Investigação Biológica - UNICAMP], e os experimentos conduzidos de acordo com as boas 
práticas de manuseio de animais experimentais da Instituição. 
Foram utilizados ratos machos, Wistar, pesando de 200 a 250 g, obtidos junto 
ao CEMIB/UNICAMP. Durante o período experimental, os animais ficaram alojados nas 
dependências do Laboratório de Nefrologia II, no Núcleo de Medicina e Cirurgia 
Experimental [NMCE/FCM/UNICAMP]. Os animais foram mantidos em gaiolas coletivas, 
com no máximo cinco animais/gaiola, com ciclo artificial claro/escuro de 12 horas, a uma 
temperatura ambiente constante de 22ºC. Água e ração, ad libitum, estiveram disponíveis 
durante todo o período do estudo. 
 
4.2- Técnica cirúrgica 
Os animais foram submetidos à anestesia, por via intraperitoneal, com solução 
de Pentobarbital sódico 3% [Cristália Produtos Químicos e Farmacêuticos, São Paulo, 
Brasil], na dose de 100µL/100g. Depois de anestesiados, os animais foram restritos à mesa 
cirúrgica em decúbito dorsal, e realizada a antissepsia da pele com álcool iodado a 2%. A 
laparotomia, por incisão xifopubiana mediana, permitiu a exposição da cavidade e das 
vísceras abdominais. As vísceras foram deslocadas para o tórax e mantidas umedecidas 
com gaze embebida em solução fisiológica a 0,9% [SF] [Áster Produtos Médicos, São 
Paulo, Brasil].   
Os pedículos renais, expostos no retroperitônio, foram dissecados e isolados. A 
isquemia renal foi então promovida pelo clampeamento destes pedículos com clipes 
microvasculares atraumáticos [Rocca, São Paulo, Brasil] por 45 minutos. Durante esse 
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período, as vísceras foram deslocadas de volta à cavidade abdominal. Para evitar o 
ressecamento visceral foi administrado 0,5mL de SF0,9%, intraperitonial, antes do 
fechamento da cavidade, realizado com o auxílio de fita adesiva [3M, São Paulo, Brasil].  
Decorridos os 45 minutos, a cavidade abdominal foi reaberta e os clipes 
vasculares retirados. Observou-se a completa reperfusão dos rins e a ausência de trauma 
nos pedículos. O fechamento da cavidade foi feito com pontos cirúrgicos contínuos em dois 
planos: aponeurose [fio catgut 4.0, Johnson & Johnson, São Paulo, Brasil] e pele  
[fio de algodão, 3.0, Cirumédica AS, São Paulo, Brasil]. [Figura 1]. Durante todo o período, 
pré-cirúrgico até o final da recuperação pós-anestesia, os animais foram mantidos 
aquecidos através de iluminação indireta. 
Os animais do grupo Sham foram submetidos aos mesmos procedimentos de 
anestesia, laparotomia e manipulação de vísceras abdominais, observação por 45 minutos e 
recuperação pós-anestésica. Entretanto, nos animais deste grupo, após a identificação e 
isolamento dos pedículos renais, houve manipulação sem clampeamento dos mesmos, e os 
animais foram mantidos sob anestesia durante 45 minutos. 
 
A B
Figura 1 – Procedimento cirúrgico. Clampeamento da artéria renal [A] e rim isquêmico 
[B].  
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4.3- Sacrifício e coleta de material para análise 
Na ocasião do sacrifício, os animais foram anestesiados com solução de 
Pentobarbital sódico 3% [Cristália Produtos Químicos e Farmacêuticos, São Paulo, Brasil], 
na dosagem de 10µL/100g, por via intraperitonial, e fixados à mesa cirúrgica em decúbito 
dorsal. Após a antissepsia da pele com álcool iodado a 2%, promoveu-se a laparotomia por 
incisão xifopubiana mediana, permitindo a exposição da cavidade abdominal. Foi realizada 
coleta de sangue por punção cardíaca, seguida de retirada bilateral dos rins. 
 
4.4- Desenho do estudo 
Os animais foram divididos em sete grupos, com cinco animais cada: 
• Tempo zero [D0]: sacrifício imediatamente após o término da reperfusão; 
• Dia 1 [D1]: sacrifício após 24 horas do término da reperfusão; 
• Dia 3 [D3]: sacrifício após 3 dias do término da reperfusão; 
• Dia 5 [D5]: sacrifício após 5 dias do término da reperfusão; 
• Dia 7 [D7]: sacrifício após 7 dias do término da reperfusão; 
• Dia 14 [D14]: sacrifício após 14 dias do término da reperfusão; 
• Sham: simulação de cirurgia, com sacrifício nos mesmos tempos dos demais 
animais. 
 
4.5- Parâmetros estudados 
4.5.1- Peso 
 O peso dos animais, em gramas, foi verificado no dia do procedimento 
cirúrgico e na data do sacrifício, a fim de avaliar a diferença no peso dos animais entre os 
dois períodos de tempo. 
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4.5.2- Função renal 
A função renal foi avaliada a partir da dosagem da creatinina sérica. Para cada 
animal foram realizadas coleta e quantificação nos períodos basal (anterior ao 
procedimento cirúrgico) e sacrifício (pós I/R). 
Para a dosagem basal, foram coletados 500µL de sangue de cada animal por 
punção da veia da cauda, sob anestesia inalatória com éter. O sangue foi centrifugado por 
15 minutos à 8000rpm para a separação do soro. O soro foi mantido em freezer à -20ºC 
para posterior análise. No sacrifício, o volume de sangue coletado foi, em média, 3mL por 
animal, e procedimento semelhante ao da coleta basal foi realizado para a separação do 
soro e armazenamento das amostras. 
A dosagem de creatinina sérica foi realizada através de método colorimétrico, 
utilizando kit comercial [CELM, São Paulo, Brasil] e as amostras foram quantificadas em 
leitor de placa [ELx800 Universal Microplate Reader/ Bio-TeK Instruments, Inc], com 
comprimento de onda de 490nm. Os valores foram expressos em mg/dL. 
 
4.5.3- Análise morfológica 
4.5.3.1- Processamento do tecido renal 
Os rins foram coletados na ocasião do sacrifício em condições assépticas, 
porém não estéreis. Após a retirada da cápsula, os rins foram cortados longitudinalmente 
em dois fragmentos aproximadamente simétricos. Um dos rins foi fixado em MethylCarnoy 
e outro em solução de formalina a 10%, e acondicionados a 4ºC em geladeira por 24 horas. 
Passado esse período, os fragmentos de tecido foram transferidos, respectivamente, para 
solução de metanol 70% ou etanol 70%, encaminhados para inclusão e processamento em 
parafina, para posterior montagem de lâminas com fragmentos de 4 μm de espessura 
[Micrótomo Leica modelo RM2155].  
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4.5.3.2- Avaliação de necrose tubular 
O estudo histomorfométrico avaliou a presença e intensidade da necrose tubular 
[NT] nos cortes histológicos corados por PAS [ácido periódico/reagente de Schiff]. Foi 
utilizado o programa de análise computadorizada KS300 [Zeiss] e um microscópio de luz 
comum. 
Foram selecionadas áreas com características de necrose tubular, na medula 
externa, região mais afetada pela lesão isquêmica. Foram avaliados 25 campos por lâmina, 
utilizando um aumento final de 400 vezes. 
Em cada campo foram quantificados os túbulos sem alterações morfológicas, 
túbulos em regeneração, túbulos em degeneração e túbulos completamente degenerados 
[“carecas”]. As biopsias foram analisadas de forma cega e os valores obtidos foram 
expressos em percentual de túbulos afetados. 
Foram consideradas alterações compatíveis com necrose tubular: perda/redução 
da borda em escova, perda da integridade citoplasmática, perda de células tubulares 
individuais e/ou presença de cilindros hialinos preenchendo a luz tubular [Solez et al, 
1979]. Túbulos com descamação completa e exposição de membrana basal tubular, foram 
quantificados em separado [túbulos “carecas”]. 
Os túbulos em regeneração foram identificados a partir da observação de 
características como núcleos com cromatina não condensada, de tamanhos e formas 
variáveis, presença de vários nucléolos e citoplasma pouco basofílico [Solez et al, 1979] 
[Figura 2]. 
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A B
C D
Figura 2 – Necrose tubular aguda [PAS,1000x]. Túbulos íntegros [A], 
túbulos em degeneração com perda de bordadura em escova e 
destacamento de células tubulares [setas] [B], túbulos completamente 
degenerados [“carecas”] com exposição da membrana basal tubular 
[C] e células tubulares em regeneração, com núcleos aumentados e
citoplasma tumefeito [setas] [D].
 
4.5.4- Histoquímica para mastócitos 
Para a detecção de mastócitos no tecido renal foi realizada a coloração com azul 
de toluidina [Sigma; T3260] 0,25%, pH 2,5, incubado por 1 minuto, em temperatura 
ambiente [Kiernan, 1981]. A presença de mastócitos no tecido renal fica bem evidente 
nesta coloração devido ao fenômeno de metacromasia. Os grânulos citoplasmáticos de 
heparina conferem aos mastócitos uma coloração citoplasmática ortocromática azul em 
mastócitos no interstício, e violeta em mastócitos de cápsula renal [Figura 3]. 
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A quantificação foi realizada através de contagem em microscopia óptica, com 
o auxílio do programa KS300 [Zeiss]. O aumento utilizado foi de 1000 vezes, com grid 
10x10 e o resultado corrigido para número de células/mm2. As regiões cortical e medular 
foram analisadas separadamente. 
Figura 3 – Histoquímica para mastócitos [Azul de toluidina, 1000x]. 
Coloração citoplasmática ortocromática azul em mastócitos no interstício 
renal [A] e violeta em mastócitos de cápsula [B].
A B
 
4.5.5- Imunohistoquímica 
O tecido para imunohistoquímica, analisado em microscopia de luz, foi fixado 
em solução de MethylCarnoy e embebido em parafina. Foram obtidos cortes de 4μm 
[Micrótomo Leica modelo RM2155] dos fragmentos de biopsia de cada um dos animais do 
estudo. O material foi desparafinizado em xilol, rehidratado numa série decrescente de 
álcoois (100%, 95% e 70%) e a peroxidase endógena foi inativada com solução de peróxido 
de hidrogênio 3%. 
Foram utilizados controles positivos e negativos. Os controles negativos não 
recebiam o anticorpo primário, e os controles positivos eram amostras conhecidas de tecido 
renal de estudos anteriores, com positividade comprovada contra os anticorpos testados. 
Em todos os procedimentos, o anticorpo primário foi incubado em câmara 
úmida,  overnight, a 4ºC. O anticorpo secundário utilizado foi peroxidase de cabra anti IgG 
de camundongo [Novo Castra; NCL-GAMP] em diluições variadas de acordo com o 
anticorpo primário, e incubado durante 30 minutos, em câmara úmida, à temperatura 
Material e Métodos 
71
ambiente. O cromógeno utilizado foi a diaminobenzina (DAB) [DAKO; K3466] incubado à 
temperatura ambiente, por 10 minutos. Contra coloração foi realizada com hematoxilina de 
Harris ou solução de ácido periódico/Schiff de acordo com a necessidade de identificação 
das membranas basais. 
 
4.5.5.1- Proliferação celular [PCNA] 
Foi utilizado o anticorpo camundongo anti-proliferação de núcleos celulares 
[PCNA-Sigma; P8825] na diluição 1:1000, em solução tampão fosfato (pH 7.6) com 
soroalbumina bovina 1% (1% BS/BSA). A diluição do anticorpo secundário foi de 1:100 
em 1%PBS/BSA. Para a contra coloração foi utilizada a técnica de PAS  
[ácido periódico/reagente de Schiff], sem hematoxilina, para identificação de membranas 
basais, possibilitando a identificação da proliferação de células tubulares e intersticiais.  
A quantificação de células proliferativas foi realizada através de contagem de 
núcleos corados, em microscopia óptica, com o auxílio do programa KS300 [Zeiss]. O 
aumento utilizado foi de 400 vezes, com grid 10x10 e o resultado corrigido para número de 
células/mm2. Foi realizada análise em separado para as regiões cortical e medular, com 
diferenciação de proliferação de células tubulares e intersticiais. Em região cortical, a 
proliferação de células tubulares foi quantificada em separado para túbulos proximais e 
distais. 
 
4.5.5.2- Infiltrado inflamatório 
4.5.5.2.1- Macrófagos 
Macrófagos foram corados com o anticorpo de camundongo anti-CD68 de rato 
[Serotec; MCA341R] na diluição 1:100. O anticorpo secundário foi utilizado em 1:200 e a 
contra coloração foi realizada com Hematoxilina de Harris [Queel; CO23471] durante 5 
segundos.  
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A quantificação foi realizada através de contagem de células coradas em 
microscopia óptica, com o auxílio do programa KS300 [Zeiss]. O aumento utilizado foi de 
400 vezes, com grid 10x10 e o resultado corrigido para número de células/mm2, havendo 
separação entre regiões cortical e medular.  
 
4.5.5.2.2- Linfócitos T 
Linfócitos T foram identificados através do anticorpo de camundongo anti-
linfócito T de rato [Accurate; MAS010P] na diluição 1:50. O anticorpo secundário foi 
empregado em diluição de 1:200 e a contra coloração foi realizada com Hematoxilina de 
Harris [Queel; CO23471] por 5 segundos.  
A quantificação foi realizada através de contagem de células positivas sob 
microscopia óptica, com o auxílio do programa KS300 [Zeiss]. O aumento utilizado foi de 
400 vezes, com grid 10x10 e o resultado corrigido para número de células/mm2. Houve 
separação entre região cortical e medular.  
 
4.5.5.3- Marcadores pró-inflamatórios 
4.5.5.3.1- Osteopontina 
Oteopontina foi detectada com o uso do anticorpo de camundongo  
anti-osteopontina de rato OPN [Santa Cruz; SC-21742] na diluição 1:200, sendo esta a 
mesma diluição do anticorpo secundário. A contra coloração foi feita com Hematoxilina de 
Harris [Queel; CO23471] por 5 segundos.  
A expressão de osteopontina foi quantificada através de subtração de imagem 
sobre background, com o auxílio do programa computadorizado KS300 [Zeiss]. O aumento 
final foi 200 vezes e o resultado foi expresso em percentual de área. A análise das regiões 
cortical e medular foi feita em separado.  
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4.5.5.4- Marcadores de diferenciação epitélio mesenquimal 
4.5.5.4.1- Vimentina 
A expressão de vimentina foi detectada por imunohistoquímica com anticorpo 
de camundongo anti-vimentina humana V9 [NovoCastra; NCL-VIM-V9] na diluição 1:200, 
mesma diluição do anticorpo secundário. A contra coloração foi feita com Hematoxilina de 
Harris [Queel; CO23471] durante 5 segundos.  
A presença de vimentina foi quantificada através de subtração de imagem sobre 
background, com o auxílio do programa computadorizado KS300 [Zeiss]. O aumento final 
foi 200 vezes e o resultado foi expresso em percentual de área. Houve separação entre as 
regiões cortical e medular.  
 
4.5.5.5- Marcadores pró-fibróticos 
4.5.5.5.1- Alfa-actina (miofibroblastos) 
Miofibroblastos foram detectados utilizando-se o anticorpo de camundongo 
anti-alfa-actina de rato [Calbiochem; CP47] na diluição 1:300, mesma diluição do anticorpo 
secundário. A contra coloração foi feita com Hematoxilina de Harris [Queel; CO23471] por 
5 segundos.  
A expressão de alfa-actina foi quantificada por subtração de imagem sobre 
background, com o auxílio do programa computadorizado KS300 [Zeiss]. O aumento final 
foi 200 vezes e o resultado foi expresso em percentual de área. Houve separação entre as 
regiões cortical e medular.  
 
4.6- Análise estatística 
Para análise, os resultados foram expressos em média ± erro padrão. A 
comparação entre os grupos foi realizada através de teste de ANOVA com correção por 
Bonferroni. Correlação entre os parâmetros avaliados foi realizada através do teste de 
Spearman. Foi considerada como diferença estatística se p <0.05. 
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5.1- Peso 
Os animais dos grupos D1, D3 e D5 apresentaram variação negativa no peso 
entre a data da cirurgia e o sacrifício.  A maior redução de peso foi observada em D1, 
seguida de D3 e D5, ambas menos marcadas, porém ainda significativas. A partir de D7, os 
animais passaram a apresentar balanço ponderal positivo, mais evidente em D14, 
semelhante ao ganho ponderal observado nos animais controle [Sham, 14 dias]  
[Tabela 1, gráfico 1]. 
Tabela 1- Variação do peso [gramas] dos animais nos diferentes pontos do estudo. 
Grupo Peso (gramas) Variação 
Basal 216,00 ± 4,93 0,00 ± 0,00 
D1 187,67 ± 1,45 -19,33 ± 1,76 a,b,c,d,e,f 
D3 233,00 ± 7,24 -5,33 ± 5,78 a,c 
D5 211,50 ± 18,50 -3,50 ± 8,50 a,c 
D7 235,00 ± 20,00 19,00 ± 4,00 b,c,d,e 
D14 263,50 ± 1,50 b,c 52,50 ± 9,50 a,b,c,d,e,f 
Sham 242,00 ± 14,88 10,00 ± 4,74 
* p<0,05 versus respectivo controle; a p<0,05 versus Sham; b p <0,05 versus D0; c p <0,05 versus D1;  
d p <0,05 versus D3; e p <0,05 versus D5; f p <0,05 versus D7. 
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Gráfico 1- Variação de peso [gramas] entre a data da cirurgia e a data do sacrifício. 
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5.2- Função renal 
Os níveis séricos de creatinina apresentaram elevação estatisticamente 
significativa em relação aos valores basais em todos os grupos submetidos ao procedimento 
de I/R. O grupo Sham não apresentou alteração da função renal. [Tabela 2, gráfico 2]. 
Tabela 2- Valores de creatinina sérica [mg/dL] nos diferentes períodos do estudo. 
Período/grupo Creatinina sérica (mg/dl) 
basal 0,37 ± 0,01 
D1 1,19 ± 0,16 *a 
D3 1,02 ± 0,17 *a 
D5 0,75 ± 0,04 *a 
D7 0,93 ± 0,10 *a 
D14 0,88 ± 0,12*a 
 *a  Sham 0,32 ± 0,20 
* p<0,05 versus basal; a p<0,05 versus Sham; b p <0,05 versus D0; c p <0,05 versus D1; d p <0,05 versus 
D3; e p <0,05 versus D5; f p <0,05 versus D7. 
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Gráfico 2- Creatinina sérica [mg/dL] nos períodos de estudo. 
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5.3- Necrose tubular aguda 
Em comparação ao grupo Sham e à exceção do grupo D0, todos os grupos 
apresentaram valores estatisticamente significativos no percentual de túbulos íntegros, 
sendo o menor percentual observado em D5. O percentual de túbulos preservados, ao redor 
de 25%, permaneceu constante durante a primeira semana após insulto isquêmico  
[grupos D1 a D7], havendo recuperação nos animais acompanhados por 14 dias. 
O percentual de túbulos em degeneração sofreu aumento gradativo com o 
passar dos dias, atingindo pico em D5. Durante a primeira semana após insulto isquêmico 
[grupos D1 a D7] os valores observados foram estatisticamente relevantes em relação ao 
grupo Sham, com redução em D14.   
O maior percentual de túbulos completamente degenerados/“carecas” foi 
observado 24 horas após insulto isquêmico [D1], com redução gradativa destes valores nos 
grupos subseqüentes, porém ainda significativamente superiores aos do grupo controle 
[Sham]. 
A maior incidência de regeneração tubular foi observada em D7. À exceção do 
grupo D0, todos os outros apresentaram percentual de regeneração estatisticamente 
relevante em relação ao grupo Sham [Tabela 3, gráfico 3, figura 4]. 
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Tabela 3- Percentual de túbulos íntegros, túbulos em degeneração, túbulos completamente 
degenerados/“carecas” e túbulos em regeneração pós-I/R. 
Grupo % Íntegros % Degeneração % “Carecas” % Regeneração 
D0 89,3 ± 0,8 7,9 ± 0,4 0,6 ± 0,2 2,2 ± 0,5 
D1 25,8 ± 2,4 a,b 41,8 ± 1,1 a,b 18,5 ± 4,3 a,b 13,9 ± 3,0 a,b 
D3 26,3 ± 6,3 a,b 41,7 ± 5,7 a,b 14,4 ± 3,2 a,b 17,6 ± 1,6 a,b 
D5 21,5 ± 0,9 a,b 53,8 ± 2,8 a,b,c 8,3 ± 2,1  a,c 16,3 ± 1,4 a,b 
D7 28,8 ± 2,2 a,b 44,4 ± 2,4 a,b,d 8,9 ± 1,3 ª,b,c,d 17,8 ± 1,1 a,b 
D14 55,8 ± 5,4 a,b,c,d,e,f 29,0 ± 3,0 a,b,c,d,e,f 3,9 ± 0,4 c 11,4 ± 2,2 a,b,c,e 
Sham 97,1 ± 0,2 1,5 ± 0,2 0,1 ± 0,6 1,3 ± 0,1 
a p<0,05 versus Sham; b p <0,05 versus D0; c p <0,05 versus D1; d p <0,05 versus D3; e p <0,05 versus D5; 
f p <0,05 versus D7. 
 
a p<0,05 versus Sham; b p <0,05 versus D0; c p <0,05 versus D1; d p <0,05 versus D3; e p <0,05 versus D5; 
f p <0,05 versus D7. 
Gráfico 3- Percentual de túbulos íntegros [A], túbulos em degeneração [B], túbulos 
“carecas” [C] e túbulos em regeneração [D] pós-I/R.  
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Figura 4 – Necrose tubular aguda foi mais intensa nas primeiras horas 
pós-reperfusão [D1 e D3] com redução gradativa nos grupos 
subsequentes [D5 à D14]. Coloração de PAS [100x].  
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5.4- Proliferação celular 
A proliferação de células tubulares corticais (proximais e distais) e medulares 
apresentou os maiores valores em D3. Na região cortical, tanto nos segmentos distais 
quanto proximais, foi observado um aumento na expressão de PCNA a partir das primeiras 
horas após insulto isquêmico, mais acentuado nos segmentos proximais do que nos distais. 
Quantitativamente, os segmentos tubulares distais apresentaram a maior proliferação em 
resposta ao insulto isquêmico, seguido dos túbulos medulares e proximais.  
A proliferação de células intersticiais foi mais precoce em camada medular 
(D3) que em camada cortical (D7).  [Tabela 4, gráfico 4, figuras 5 e 6]. 
Tabela 4- Proliferação celular [células PCNA+] nos segmentos tubulares proximais, distais 
e medulares, interstício cortical e medular pós-I/R.  
Grupos  Córtex  Medula  
 TP TD Interstício Túbulos Interstício 
D0 4,3 ± 0,6 25,4 ± 5,9 163,0 ± 8,1 5,8 ± 1,7 50,0 ± 19,5 
D1 7,1 ± 2,1 ª 23,4 ± 5,6 176,5 ± 43,6 6,4 ± 1,5 83,4 ± 24,7 
D3 8,4 ± 2,4 a 55,0 ± 15,1 a,b,c 147,2 ± 14,0 14,1 ± 3,5 a,c 219,4 ± 45,1 a,b,c,e 
D5 5,9 ± 1,8 42,0 ± 11,8 a 210,4 ± 32,3 a 9,0 ± 3,7 113,6 ± 24,1 
D7 3,9 ± 0,4 d 23,2 ± 5,3 d 229,4 ± 14,7 a,d 5,6 ± 1,7 d 148,0 ± 42,0 
D14 2,7 ± 0,8 c,d 13,2± 3,3 d 198,0 ± 40,9a 10,7 ± 4,4 125,2 ± 33,4 
Sham 2,4 ± 0,2 13,7 ± 1,7 113,6 ± 5,1 5,2 ± 1,2 56,8 ± 16,7 
a p<0,05 versus Sham; b p <0,05 versus D0; c p <0,05 versus D1; d p <0,05 versus D3; e p <0,05 versus D5. 
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a p<0,05 versus Sham; b p <0,05 versus D0; c p <0,05 versus D1; d p <0,05 versus D3; e p <0,05 versus D5. 
Gráfico 4- Proliferação celular em túbulos proximais [A], túbulos distais [B], interstício 
cortical [C], túbulos medulares [D] e interstício medular [E] pós-I/R. 
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Figura 5 – Proliferação celular em córtex. No interstício cortical, a 
proliferação teve pico em D7. Células PCNA positivas coradas em marrom, 
contra-coloração com PAS [200x].
a p<0,05 versus Sham; d p<0,05 versus D3.
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Figura 6 – Proliferação celular em medula foi mais precoce do que em 
córtex [D3]. Células PCNA positivas coradas em marrom, contra-coloração 
com PAS [200x].
a p<0,05 versus Sham; b p<0,05 versus D0; c p<0,05 versus D1; e p<0,05 versus D5.
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5.5- Infiltrado inflamatório 
5.5.1- Mastócitos 
Em camada cortical, o aumento do número de mastócitos foi significativo 
apenas em D7. Nos demais períodos, a presença de mastócitos em camada cortical foi 
comparável aos animais controles (Sham, p=ns) 
Na região medular, o infiltrado de mastócitos ocorreu precocemente (D1), 
manteve-se estável durante a primeira semana pós reperfusão (D1-D7), apresentando pico 
tardio, em D14. [Tabela 5, figura 7]. 
Tabela 5- Infiltração de mastócitos [células/mm2] em córtex e medula nos grupos 
estudados. 
Grupos Córtex Medula 
D0 1,96 ± 0,09 2,22 ± 0,30 
D1 2,10 ± 0,20 4,34 ± 0,24 a,b 
D3 1,95 ± 0,24 5,15 ± 0,35 a,b 
D5 1,90 ± 0,33 5,30 ± 0,45 a,b 
D7 2,48 ± 0,08 a,b 4,64 ± 0,20 a,b 
D14 2,24 ± 0,06 6,17 ± 0,47 a,b,c,d 
Sham 2,04 ± 0,14 2,82 ± 0,84 
a p<0,05 versus Sham; b p <0,05 versus D0; c p <0,05 versus D1; d p <0,05 versus D3; e p <0,05 versus D5; 
f p <0,05 versus D7. 
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Figura 7 – Infiltração de mastócitos. Em córtex [A], o aumento de 
mastócitos foi significativo apenas em D7. Na região medula [B], o 
infiltrado ocorreu precocemente [D1], mantendo-se estável durante a 
primeira semana pós-I/R [D1-D7] e apresentando pico tardio em D14. 
Mastócitos corados em azul [setas] a partir da coloração com azul de 
toluidina [1000x].
a p<0,05 versus Sham; b p<0,05 versus D0; c p<0,05 versus D1; d p,0,05 versus
D3.
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5.5.2- Macrófagos 
Na região cortical, o pico de proliferação de macrófagos em resposta ao 
estímulo isquêmico foi observado em D7, com redução do infiltrado em D14, a níveis 
comparáveis aos dos animais controle (Sham, p=ns) 
Em medula, infiltrado de macrófagos apresentou elevação a partir de D3, 
apresentando pico entre D5-D7 e redução do infiltrado em D14, atingindo infiltração 
semelhante à observada nos animais controle. [Tabela 6, figuras 8 e 9]. 
Tabela 6- Infiltração de macrófagos [células/mm2] em córtex e medula nos grupos 
estudados. 
Grupos Córtex Medula 
D0 13,9 ± 1,9 11,9 ± 1,8 
D1 21,6 ± 2,4 35,8 ± 16,2 
D3 24,8 ± 3,4 85,5 ± 39,6 b 
D5 26,1 ± 3,5 106,5 ± 54,2 a,b 
D7 49,2 ± 7,6 a,b,c,d,e 108,6 ± 42,2 a,b 
D14 32,4 ± 10,4 b 39,1 ± 11,4 
Sham 19,6 ± 5,6 22,7 ± 12,8 
a p<0,05 versus Sham; b p <0,05 versus D0; c p <0,05 versus D1; d p <0,05 versus D3; e p <0,05 versus D5; 
f p <0,05 versus D7. 
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Figura 8 – Infiltração de macrófagos em córtex. Pico de infiltração 
observado em D7, com redução em D14. Macrófagos corados em 
marrom, contra-coloração com hematoxilina de Harris [200x].
a p<0,05 versus Sham; b p<0,05 versus D0; c p<0,05 versus D1; d p<0,05 versus
D3;e p<0,05 versus D5.
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Figura 9 – Infiltração de macrófagos em medula. Elevação a partir de 
D3, com pico entre D5 e D7 e redução em D14. Macrófagos corados em 
marrom, contra-coloração com hematoxilina de Harris [200x].
a p<0,05 versus Sham; b p<0,05 versus D0.
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5.5.3- Linfócitos T 
Houve aumento estatisticamente significativo do infiltrado de linfócitos T em 
região cortical, a partir de 24 horas após a lesão de isquemia/reperfusão, permanecendo 
estável [cerca de 25 células/mm2] durante todo o período de estudo. 
Em camada medular, houve aumento significativo do infiltrado de linfócitos T a 
partir de D3, com tendência a uma redução da infiltração de células T a partir de D7, apesar 
de não estatisticamente significante [Tabela 7, figuras 10 e 11]. 
Tabela 7- Infiltração de linfócitos T [células/mm2] em córtex e medula nos diferentes 
grupos. 
   Córtex Medula 
D0 15,7 ± 1,1 21,8 ± 0,9 
D1 24,9 ± 2,1 a,b 33,5 ± 2,7 
D3 25,7 ± 1,9 a,b 50,8 ± 12,6 a,b 
D5 26,0 ± 2,4 a,b 55,4 ± 12,7 a,b 
D7 27,5 ± 0,9 a,b 38,9 ± 4,7 
D14 22,9 ± 1,5 a,b 43,7 ± 14,8 
Sham 15,4 ± 2,7 28,9 ± 9,5 
a p<0,05 versus Sham; b p <0,05 versus D0; c p <0,05 versus D1; d p <0,05 versus D3; e p <0,05 versus D5; 
f p <0,05 versus D7. 
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Figura 10 – Infiltração de linfócitos T em córtex. Aumento do infiltrado 
deste tipo celular a partir de D1, mantendo-se estável nos grupos 
subsequentes. Linfócitos T corados em marrom, contra-coloração com 
hematoxilina de Harris [200x].
a p<0,05 versus Sham; b p<0,05 versus D0.
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Figura 11 – Infiltração de linfócitos T em medula. Aumento do 
infiltrado a partir de D3, com tendência de redução a partir de D7. 
Linfócitos T corados em marrom, contra-coloração com hematoxilina de 
Harris [200x].
a p<0,05 versus Sham; b p<0,05 versus D0.
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5.6- Marcadores pró-inflamatórios 
5.6.1- Osteopontina 
A expressão de osteopontina pelas células tubulares corticais, em resposta à 
lesão isquêmica, apresentou elevação nas primeiras 24 horas pós I/R, atingindo pico em D3 
e redução progressiva até D14, quando a expressão foi comparável à observada nos animais 
controle [Sham, p=ns]. 
Na camada medular, a expressão de osteopontina também foi precoce [D1], e 
manteve-se estável até D7. No último período de estudo [D14], apesar de não 
estatisticamente significativa, a expressão de osteopontina por células tubulares medulares 
ainda era 3 vezes superior à observada nas biopsias dos animais controle. [Tabela 8,  
figuras 12 e 13]. 
Tabela 8- Expressão de osteopontina [%área] em córtex e medula nos grupos estudados. 
Grupos Córtex Medula 
D0 0,47 ± 0,5 0,9 ± 0,04 
D1 1,1 ± 0,3 a,b 4,3 ± 0,7 a,b 
D3 1,8 ± 0,1 a,b,c 4,2 ± 0,8 a,b 
D5 1,5 ± 0,1 a,b 4,3 ± 0,7 a,b 
D7 1,1 ± 0,3 a,b,d 3,6 ± 0,4 a,b 
D14 0,6 ± 0,03 d,e,f 1,8 ± 0,2 c,d,e,f 
Sham 0,3 ± 0,04 0,6 ± 0,07 
a p<0,05 versus Sham; b p <0,05 versus D0; c p <0,05 versus D1; d p <0,05 versus D3; e p <0,05 versus D5; 
f p <0,05 versus D7. 
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Figura 12 – Expressão de osteopontina em córtex. Elevação 
progressiva a partir de D1, com pico em D3 e redução progressiva até 
D14. Osteopontina em marrom, contra-coloração com hematoxilina de 
Harris.
a p<0,05 versus Sham; b p<0,05 versus D0; c p<0,05 versus D1; d p<0,05 versus
D3;e p<0,05 versus D5; f p<0,05 versus D7.
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Figura 13 – Expressão de osteopontina em medula. Expressão 
precoce [D1] e constante até D7. Osteopontina em marrom, contra-
coloração com hematoxilina de Harris.
a p<0,05 versus Sham; b p<0,05 versus D0; c p<0,05 versus D1; d p<0,05 versus
D3;e p<0,05 versus D5; f p<0,05 versus D7.
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5.7- Marcadores de diferenciação epitélio mesenquimal 
5.7.1- Vimentina 
Em camada cortical, a maior expressão de vimentina foi observada em D3 e 
D7, em resposta à lesão renal por I/R. 
Na camada medular, um aumento de vimentina foi observado a partir de D3, 
com  pico entre D5-D7 e redução em D14, porém ainda significativamente superior aos 
animais dos grupos controle. [Tabela 9, figuras 14 e 15]. 
Tabela 9- Expressão de vimentina [%área] em córtex e medula nos grupos estudados. 
Grupos Córtex Medula 
D0 0,5 ± 0,01 0,9 ± 0,03 
D1 0,9 ± 0,1 1,1 ± 0,1 
D3 1,2 ± 0,4 b 4,7 ± 1,6 a,b,c 
D5 0,9 ± 0,2 7,7 ± 1,2 a,b,c,d 
D7 1,4 ± 0,4 a,b 7,1 ± 0,8 a,b,c 
D14 0,9 ± 0,4 4,5 ± 0,9 b,c,e 
Sham 0,6 ± 0,1 1,9 ± 1,1 
a p<0,05 versus Sham; b p <0,05 versus D0; c p <0,05 versus D1; d p <0,05 versus D3; e p <0,05 versus D5; 
f p <0,05 versus D7. 
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Figura 14 – Expressão de vimentina em córtex. Maior expressão 
observada em D3 e D7. Vimentina em marrom, contra-coloração com 
hematoxilina de Harris.
a p<0,05 versus Sham; b p<0,05 versus D0.
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Figura 15 – Expressão de vimentina em medula. Elevação a partir de 
D3, pico em D5 e D7 e redução em D14. Vimentina em marrom, 
contra-coloração com hematoxilina de Harris.
a p<0,05 versus Sham; b p<0,05 versus D0; d p,0,05 versus D3; e p<0,05 versus
D5.
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5.8 - Marcadores pró-fibróticos 
5.8.1. Alfa-actina 
A presença de miofibroblastos em interstício, detectada através da coloração de 
alfa actina, foi observada a partir de 24 horas após a lesão isquêmica em camada cortical, 
permanecendo significativamente superior à dos animais controle em todos os períodos do 
estudo. 
Em medula, aumento da expressão de alfa-actina ocorreu a partir de D3, com 
aumento progressivo até D7 e tendência à redução em D14. Em comparação aos animais 
controle, a presença de miofibroblastos em interstício medular foi significativamente maior 
no período D3-D14. [Tabela 10, figuras 16 e 17]. 
Tabela 10- Expressão de alfa-actina [%área] em córtex e medula nos grupos estudados 
Grupos Córtex Medula 
D0 0,9 ± 0,03 1,0 ± 0,05 
D1 1,32 ± 0,09 a,b 1,8 ± 0,2 
D3 1,58 ± 0,06 a,b 3,7 ± 0,1 a,b,c 
D5 1,9 ± 0,03 a,b,c 3,9 ± 0,3 a,b,c 
D7 1,5 ± 0,1 a,b,d 4,8 ± 0,3 a,b,c,d 
D14 1,7 ± 0,1 a,b,c 3,9 ± 0,5 a,b,c 
Sham 0,9 ± 0,2 1,6 ± 0,7 
a p<0,05 versus Sham; b p <0,05 versus D0; c p <0,05 versus D1; d p <0,05 versus D3; e p <0,05 versus D5; 
f p <0,05 versus D7. 
Resultados 
100
D0 D1
D3 D5
D7 D14
Sham
0
0,5
1
1,5
2
2,5
%
 A
C
T a,b
a,b a,b,c
a,b,d
a,b,c
D0 D1 D3 D5 D7 D14 Shan
Figura 16 – Expressão de alfa-actina em córtex. Elevação a partir de 
D1, permanecendo constante nos grupos subsequentes. Alfa-actina em 
marrom, contra-coloração com hematoxilina de Harris.
a p<0,05 versus Sham; b p<0,05 versus D0; c p<0,05 versus D1; d p,0,05 versus
D3.
%
 A
C
T
Resultados 
101
D0 D1
D3 D5
D7 D14
Sham
0
1
2
3
4
5
6
%
 A
C
T
a,b,c
a,b,c
a,b,c,d
a,b,c
D0 D1 D3 D5 D7 D14 Shan
Figura 17 – Expressão de alfa-actina em medula. Elevação a partir de 
D3, com aumento progressivo até D7 e tendência à redução em D14. 
Alfa-actina em marrom, contra-coloração com hematoxilina de Harris.
a p<0,05 versus Sham; b p<0,05 versus D0; c p<0,05 versus D1; d p,0,05 versus
D3.
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6- DISCUSSÃO 
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A lesão por isquemia e reperfusão está associada à alta morbidade e 
mortalidade, além de ser a principal causa de IRA, [Thadani et al, 1996] tanto em rins 
nativos [Rabb et al, 1997] quanto em rins transplantados [Shoskes & Halloran, 1996]. A 
insuficiência renal aguda é um grande desafio da medicina clínica, com índices de 
mortalidade e morbidade pouco alterados nas últimas duas décadas [Schrier et al, 2004]. 
Embora a relevância clínica de modelos animais permaneça pouco clara, o 
modelo de I/R é o mais explorado no desenvolvimento de IRA experimental. A 
simplicidade, reprodutibilidade, facilidade de lesão controlada por tempo de lesão e 
resposta inflamatória similar à observada em humanos são vantagens consideráveis. No 
entanto, a IRA isquêmica isolada é fenômeno incomum na medicina clínica. A completa 
interrupção do fluxo sanguíneo renal é observada apenas em circunstâncias especiais, tais 
como embolismo da artéria supra-renal ou clamping aórtico durante cirurgia vascular.  
A fisiopatologia da lesão de I/R envolve uma complexa relação entre lesão de 
células tubulares, alterações na hemodinâmica renal, lesão de células endoteliais, expressão 
de uma série de proteínas nefrogênicas e ativação de processos inflamatórios  
[Ysebaert et al, 2000; Villanueva et al, 2005; Villanueva et al, 2006]. 
Na presente série, o clampeamento bilateral dos pedículos renais durante  
45 minutos, mostrou-se efetivo no desenvolvimento de IRA, conforme demonstrado pela 
elevação dos níveis séricos de creatinina, pela extensa necrose tubular e também pela 
infiltração de células inflamatórias para o interstício renal, associada com o aumento na 
expressão de fatores pró-inflamatórios, de diferenciação epitélio-mesenquinal e  
pró-fibróticos.  
A maioria dos estudos demonstra que a lesão por I/R acarreta em redução do 
peso dos animais entre o procedimento cirúrgico e o sacrifício. Em modelos de nefrectomia 
contralateral e isquemia de 60 minutos, Ysebaert et al [2000] descrevem redução de 15% 
no peso sem recuperação até o décimo dia. Forbes et al [2000], com tempo de isquemia de 
45 minutos, relatam redução do peso até oito dias após a reperfusão. Fenômeno semelhante 
é descrito em modelos de I/R em camundongos, onde o clampeamento bilateral por  
45 minutos, cursou com redução de 13% no peso dos animais entre a cirurgia e o sacrifício 
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[Pinheiro 2001; Pinheiro et al,2007]. Entretanto, em modelo de isquemia bilateral menos 
prolongada (30 minutos), Gobé et al [1999] não observaram variação significativa no peso 
dos animais. 
No presente estudo, houve redução significativa do peso dos animais entre a 
data da cirurgia e a data do sacrifício nos grupos até o quinto dia pós-reperfusão, quando os 
animais passaram a apresentar recuperação de peso. Esta perda ponderal pode ser 
justificada pelo procedimento cirúrgico extremamente invasivo, pelo prolongado período de 
clampeamento dos pedículos renais e também pela exposição das vísceras abdominais 
durante o procedimento cirúrgico, levando à alterações metabólicas importantes. Este 
catabolismo também é influenciado pelo grau de IRA. A partir do sétimo dia pós 
reperfusão, quando a lesão renal começa a regredir, é observado um aumento do peso dos 
animais, porém ainda inferior ao dos animais do grupo controle. 
Em modelos de IRA por I/R, o comprometimento da função renal é comumente 
avaliado a partir da dosagem de creatinina sérica, havendo elevação progressiva destes 
valores e ótima correlação com a redução da taxa de filtração glomerular [Kelly et al, 1996, 
O´Donnel et al, 2002].  
Modelos de I/R bilateral em ratos mostram pico de creatinina sérica 24 horas 
após insulto isquêmico. Villanueva et al [2005], em modelo de isquemia de 30 minutos, 
mostraram elevação de creatinina sérica de 0,6 para 1,2mg/dL. Jo et al [2006], com tempo 
de isquemia de 40 minutos, observaram elevação de creatinina de 0,7 para 2,1mg/dL. Em 
modelos de nefrectomia contralateral seguida de isquemia, os maiores valores de creatinina 
sérica são observados 48 horas após a reperfusão. Ysebaert et al [2000], com tempo de 
isquemia de 60 minutos, descrevem elevação de creatinina de 0,75 para 4,0mg/dL, com 
redução até D7. Forbes et al [2000], com tempo de isquemia de 45 minutos, descrevem 
variação semelhante, de 0,05 para 0,42mmol/L. 
Na presente série, houve aumento significativo dos níveis de creatinina sérica 
em todos os grupos entre a data da coleta basal e a do sacrifício, com elevação significativa 
a partir de 24 horas pós reperfusão, o que mostra a efetividade do modelo empregado. 
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Apenas a manipulação dos pedículos renais sem interrupção do fluxo sanguíeno [grupo 
Sham] não alterou, como esperado, a função renal.  
Os valores mais elevados de creatinina sérica pós I/R foram observados 24horas 
pós-clampeamento [D1], demonstrando que a disfunção renal é mais pronunciada nas 
primeiras 24 horas após o insulto. A redução gradativa dos valores nos grupos subsequentes 
sugere uma recuperação da função renal com o passar do tempo.  
A lesão histológica da IRA por I/R, com quantificação do grau de NTA, é 
habitualmente realizada por métodos semi-quantitaivos, com valores expressos em cruzes 
ou escores [Kelly et al, 1996]. No presente estudo, o grau de acometimento de necrose 
tubular aguda foi avaliado de forma quantitativa, expresso em percentual de túbulos 
íntegros, em degeneração, completamente degenerados [“carecas”] e em regeneração. A 
manipulação isolada dos pedículos renais, sem o clampeamento [Grupo Sham] não 
desencadeou alterações na morfologia tubular, como esperado. 
Na fase inicial de lesão houve predomínio de alterações degenerativas e de 
túbulos completamente degenerados (“carecas”), com aumento na regeneração de células 
tubulares a partir de D7, associada a um aumento do percentual de túbulos íntegros. Estes 
achados encontram relação com os níveis de creatinina sérica pós-isquemia. Dessa forma, 
fica claro que, neste modelo, a lesão renal induzida por I/R é mais intensa nas primeiras 24 
horas após o insulto, com gradativa recuperação histológica do tecido renal com o passar do 
tempo. 
O percentual de túbulos em degeneração aumentou gradativamente a partir de 
D1, atingindo o pico em D5, e sofrendo redução a partir de D7. Esses valores permitem a 
avaliação da extensão da lesão, ao invés da intensidade, quantificado pelos túbulos em 
completa degeneração. Desta forma, podemos dizer que a lesão renal causada por I/R, em 
medular externa, avaliando-se dano tubular parcial, permaneceu por até cinco dias após 
reperfusão. 
Estudos com modelos experimentais de I/R renal descrevem necrose tubular 
franca e extensa na porção medular superficial [Solez et al, 1979]. Pinheiro [2001], 
trabalhando com camundongos e isquemia bilateral de 45 minutos, descreve pico de NTA 
24 e 48 horas após o insulto. Ysebaert et al [2000], em modelo de I/R por 60 minutos, 
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seguido de nefrectomia contralateral, descrevem NTA mais intensa em D1 com surgimento 
dos primeiros sinais de regeneração em D2.  
Poucos trabalhos utilizam o padrão histológico quantitativo para avaliar a 
regeneração tubular. Trabalhando com ratos, com isquemia bilateral de 60 minutos,  
Kudo et al, (1993), observaram que sinais de regeneração surgiam 48 horas após a 
reperfusão e, em medular externa, o pico de células proliferativas ocorria entre o quinto e o 
sétimo dia. Vercauteren et al [1999], por sua vez, observaram que em 24 horas após a 
reperfusão, menos de 5% dos túbulos da medula externa apresentavam sinais de 
regeneração, atingindo níveis de 80% no terceiro dia, com redução para cerca de 20% no 
sexto dia. Na presente série, túbulos em regeneração foram observados a partir de D1, com 
aumento gradativo, até atingir o pico em D7.  
A regeneração dos túbulos lesados pode ser quantificada pela presença de 
proliferação de células tubulares. Ysebaert et al, (2000), descreveram os primeiros sinais de 
proliferação celular em resposta a I/R em 48h pós-isquemia, com pico de proliferação em 
D3, e redução gradativa, com metade dos túbulos proximais completamente regenerados no 
10º. dia de estudo. Em nosso estudo, o pico de proliferação celular em túbulos proximais e 
distais foi também observado em D3. No entanto, em interstício cortical, o pico de 
proliferação ocorreu em D7. Na região medular, os picos de proliferação celular em túbulos 
medulares ocorreu em D3. 
Além da proliferação de células tubulares, a IRA induzida por I/R também 
cursa com infiltrado e proliferação de células inflamatórias em interstício.  
Forbes et al, (2000), demonstraram que a proliferação celular ocorre inicialmente nos 
segmentos tubulares, com aumento de proliferação intersticial com o passar do tempo, indo 
de 30% em D2 para 70% em D4. Outros estudos mostram que a resposta proliferativa em 
interstício ocorre nas primeiras 24 horas pós-reperfusão, com pico em D3  
[Ysebaert et al, 2003].  
As células inflamatórias mais estudadas na lesão por I/R são os macrófagos e 
linfócitos T. Outros tipos inflamatórios, como mastócitos, são usualmente ignorados em 
modelos de IRA [Eddy, 2001], apesar de sua participação em diferentes modelos de 
inflamação intersticial crônica ter sido demonstrada [Blank et al, 2007; Kinet 2007]. 
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No presente estudo, em região cortical, o número de mastócitos no interstício 
renal, em resposta ao insulto isquêmico, foi estatisticamente significante apenas em D7. Na 
camada medular, entretanto, houve aumento significativo no número de mastócitos, 
progressivo a partir de D1 e com pico em D14, sugerindo a expressão precoce durante a 
fase de instalação da lesão, e sua permanência também na fase de recuperação e/ou 
cicatrização. 
A infiltração de macrófagos foi crescente a partir de D1 tanto em córtex quanto 
em medula, atingindo pico, respectivamente, em D7 e D5. Os resultados observados são 
concordantes com a literatura. Ysebaert et al, (2000), em modelo de isquemia unilateral por 
60 minutos seguido da nefrectomia contralateral, descrevem aumento da infiltração de 
macrófagos a partir de 24 horas pós-I/R com pico em D7, sem distinção entre camadas 
cortical e medular.  Estudos com menor tempo de isquemia, de 30 minutos, mostram um 
pico de infiltração de macrófagos ao redor de 48 horas pós-reperfusão  
[Villanueva et al, 2006]. 
A infiltração de linfócitos T ocorreu precocemente, a partir de D1, tanto em 
córtex quanto em medula. Entretanto, enquanto o infiltrado medular apresentou pico em 
D3, o infiltrado de linfócitos T permaneceu estável durante todo o período de estudo. Os 
resultados observados encontram, novamente, respaldo na literatura. Ysebaert et al (2000) 
descrevem pico da infiltração de linfócitos em D3, sem diferenciação entre córtex e 
medula.   
Os grupos de células inflamatórias estudadas [mastócitos, macrófagos e 
linfócito T] apresentaram infiltrado mais intenso em camada medular comparada à córtex, 
compatível com maior inflamação na área de maior lesão tecidual, concordante com 
estudos prévios. [Vukicevic et al, 1998]. 
A cinética de infiltração celular em camada medular, em resposta à lesão por 
I/R, foi diferenciada para os tipos celulares analisados. Macrófagos e linfócitos T 
apresentaram infiltrado significativo a partir do 3o. dia pós reperfusão, enquanto que os 
mastócitos apresentaram elevação significativa a partir de D1. Entretanto, ao contrário dos 
outros tipos celulares, que diminuíram com o passar do tempo, o infiltrado de mastócitos 
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aumentou progressivamente, atingindo pico em D14. Este infiltrado precoce pode ser 
resultado do afluxo de células circulantes, provenientes de medula, para o local de lesão 
imediatamente após a reperfusão. Os mastócitos, uma vez ativados, liberariam fatores 
quimiotáticos para outros tipos celulares, especialmente macrófagos e linfócitos T, 
favorecendo o infiltrado destas células a partir de D3. Os mastócitos participam da resposta 
inflamatória na lesão renal pela sua habilidade de secretar mediadores inflamatórios  
[Blank et al, 2007]. Os mastócitos podem interagir diretamente com outros tipos celulares, 
como linfócitos B e T, por contato direto célula-célula [Galli et al, 2005]. Estas interações 
participam da orquestração da reação inflamatória, assim como da permeabilidade vascular, 
atração de outras células e modulação de respostas imunes [Kinet, 2007]. 
Já a persistência dos mastócitos, mesmo após a redução dos outros tipos 
celulares, poderia ser explicada pela capacidade destas células de sintetizar componentes de 
matriz extracelular, além de mediadores de reparo tecidual.  Estudos anteriores sugerem 
que a infiltração de mastócitos esteja correlacionada com edema intersticial na rejeição 
aguda do enxerto [Lajoie et al, 1996] e em lesões renais progressivas não-fibróticas  
[Ehara et al, 2003]. Além disto, proteases liberadas pelos mastócitos, como quimase e 
triptase, atuam como mitógenos para células epiteliais, e na regulação de TGFβ  
[Cairns & Walls, 1996; Lindstedt et al, 2001].  
A análise de marcadores pró-inflamatórios, como a osteopontina, demonstrou 
um aumento de sua expressão em resposta ao insulto isquêmico, em todos os grupos 
analisados, em comparação ao grupo controle. Nambi et al [1997], a partir da quantificação 
de mRNA [Nothern Blot], descrevem aumento na expressão de OPN em todos os 
segmentos do néfron em resposta ao insulto isquêmico. 
Na presente série, a expressão de osteopontina mostrou-se tempo-dependente 
nos diferentes compartimentos renais analisados. Inicialmente observou-se aumento da 
expressão de OPN em medular profunda, com pico em D1. Na região cortical, o pico de 
expressão ocorreu em D3 e, em medular superficial, em D5. A expressão de OPN em 
resposta a I/R ocorre inicialmente nos segmentos distais do néfron (medular profunda) e, 
posteriormente, nos segmentos proximais (medular superficial e córtex). 
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Os resultados encontrados estão de acordo com a literatura.  
Padanilan et al [1996], utilizando técnicas de imunohistoquímica, observaram pico de 
expressão de OPN em túbulos distais e porção ascendente da Alça de Henle em D1 e, em 
túbulos proximais em D5, sem haver interrupção da expressão em segmentos distais. 
Resultados semelhantes foram observados por Persy et al [2003].  
A expressão mais tardia em segmentos proximais está relacionada à 
regeneração tubular característica do modelo. Essa expressão é maior em medular 
superficial do que em córtex, uma vez que aquela região é a mais afetada pelo processo 
isquêmico e apresenta resposta regenerativa mais intensa [Persy et al, 2003].  
Durante a fase inicial da IRA isquêmica, observamos um aumento tanto na 
expressão de marcadores pró-inflamatórios quanto na infiltração de células inflamatórias.  
Na fase de recuperação, houve redução da expressão de osteopontina pelas células 
tubulares, acompanhada da redução do infiltrado inflamatório, especialmente de 
macrófagos. Esta relação temporal entre OPN e células inflamatórias é consistente com 
relatos anteriores, onde, em diferentes modelos de IRA, a expressão de osteopontina 
precede o infiltrado de macrófagos [Pichler et al, 1994]. A OPN também atua como fator 
de retenção de macrófagos e linfócitos no local de inflamação [Mazzali et al, 2002], além 
de apresentar atividade quimiotática para fibroblastos [Petrow et al, 2000].   
Tanto a proliferação celular como a inflamação são fenômenos iniciais no 
processo de recuperação tecidual. A avaliação deste reparo tecidual foi feita através da 
análise da expressão de vimentina, que apresentou elevação em resposta ao insulto 
isquêmico em todos os grupos estudados, porém em tempos diferentes para os segmentos 
renais analisados. 
Em córtex, os picos de expressão de vimentina foram observados em D3 e D7. 
Em medular superficial e profunda, houve aumento da expressão de vimentina a partir de 
D3, com pico em D5-D7. Em camada medular a expressão de vimentina manteve-se acima 
dos valores basais até o final do período de estudo. Villanueva et al, (2006), descreveram 
pico de expressão deste fator 48 horas após insulto isquêmico, com redução nos tempos 
subseqüentes. Este aumento precoce da expressão de vimentina ocorreria como resposta à 
lesão isquêmica, já que esta proteína está diretamente relacionada com a iniciação do 
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processo de regeneração tubular [Al-awqati & Oliver, 2002]. Entretanto, a persistência da 
expressão de vimentina por células tubulares, em uma fase mais tardia, poderia estar 
associada ao processo de diferenciação epitélio mesenquimal e atração de miofibroblastos 
[Shu et al, 2002].   
O processo de lesão tecidual com atração de miofibroblastos foi avaliado 
através da imunohistoquímica para alfa actina, que se apresentou elevada em resposta ao 
insulto isquêmico em todos os grupos estudados. Em camada cortical, o pico de expressão 
de alfa-actina foi observado em D5. Em medular superficial e profunda, o pico ocorreu em 
D7, com expressão de maior intensidade em região medular superficial. Estudos anteriores 
descrevem pico de expressão de alfa-actina 48 horas pós reperfusão, com redução até o 4º. 
dia pós reperfusão [Villanueva et al, 2006].  Forbes et al, [2000] também observaram 
aumento precoce da expressão de alfa-actina (D2), porém com pico de expressão após uma 
semana da lesão. 
Na presente série, a expressão de fatores pró-inflamatórios (osteopontina) e  
pró-fibróticos (vimentina e alfa-actina) em resposta à lesão por I/R foi mais intensa em 
medula superficial, compatível com a área com maior intensidade de necrose tubular aguda 
à microscopia óptica.   
Associação entre mastócitos e fibroblastos foi demonstrada em estudos 
utilizando microscopia eletrônica, onde o interstício renal ao redor dos mastócitos 
apresentava alterações edematosas [Ehara et al, 2003]. Presença de mastócitos em 
interstício também foi demonstrada em diversos modelos de nefropatia crônica, como 
glomerulonefrites, nefropatia diabética e rejeição do enxerto renal [Ruger et al, 1996; Thot 
et al, 1999; Yamada et al, 2001; Blank et al, 2007]. Entretanto, mesmo com a associação de 
mastócitos com fibrose intersticial nestes modelos, sugere-se que a migração de mastócitos 
para áreas fibróticas seja consequência da fibrose e não que estas células estejam 
envolvidas no desenvolvimento de fibrose per se [Kinet et al, 2007]. Estudo prévio de 
nosso grupo mostrou aumento precoce do número de mastócitos em biópsias de pacientes 
com IRA pós-transplante, com disfunção primária do enxerto na ausência de rejeição 
aguda. A manutenção da infiltração de mastócitos esteve associada ao pior prognóstico dos 
enxertos, com disfunção primária (primary non function) [Sato et al, 2004].   
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No presente estudo, a análise do infiltrado inflamatórios em resposta à lesão por 
I/R mostra uma infiltração precoce de mastócitos em medula (D1), seguida da infiltração de 
macrófagos e linfócitos T, em D3. Entrentanto, diferentemente de macrófagos e linfócitos 
T, que sofrem redução com o passar do tempo, o infiltrado de mastócitos permanece 
elevado no ponto mais tardio do estudo [D14]. A persistência de mastócitos pode ser 
explicada pela migração de células de medula e um maior tempo de vida deste tipo celular, 
assim como pelo estímulo constante de migração de degranulação de mastócitos. Os 
mastócitos também estão envolvidos no reparo do tecido através da secreção de fatores de 
crescimento, proteases e heparina, com uma ação fibrótica e de remodelação de matriz 
[Blank et al, 2007]. A triptase de mastócitos está associada a um aumento a síntese de 
DNA, de fibronectina e de colágeno I por fibroblastos [Kinet, 2007]. 
A persistência da infiltração de mastócitos em tempos tardios [D7 e D14] 
encontrou correlação com a expressão de vimentina, um marcador de transdiferenciação 
epitélio-mesenquimal, assim como com a expressão de alfa-actina por miofibroblastos. A 
expressão de vimentina durante a fase de recuperação de IRA serve de estímulo para 
regeneração de células tubulares, em um processo similar ao observado durante a 
organogênese [Villanueva et al, 2006]. A vimentina também atua no processo de 
transdiferenciação epitélio-mesenquimal, com o recrutamento de fibroblastos e síntese de 
matriz extracelular [Au et al, 2007]. Os mastócitos interagem com fibroblastos a partir de 
junções GAP [Au et al, 2007], e a interação inadequada entre mastócitos/fibroblastos 
estaria associada ao estímulo para desenvolvimento de fibrose.  
Em resumo, neste modelo de insuficiência renal aguda induzida por 
isquemia/reperfusão, a infiltração de mastócitos para o interstício renal ocorreu 
inicialmente em região medular, e persistiu por todo o tempo do estudo [14 dias]. A 
infiltração de mastócitos apresentou associação com inflamação e infiltração de macrófagos 
e linfócitos T, assim como com a expressão de fatores pró-fibróticos e de diferenciação 
epitélio mesenquimal. A persistência de mastócitos correlacionou-se à expressão de 
vimentina e com a presença de miofobroblastos, sugerindo que este tipo celular esteja 
envolvido tanto no processo de regeneração como de cicatrização tecidual. 
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• No modelo de insuficiência renal aguda induzida por isquemia/reperfusão, a 
infiltração de mastócitos para o interstício renal ocorreu inicialmente em 
medula, e persistiu por todo o tempo do estudo [14 dias].  
• O infiltrado de mastócitos em medula precedeu o de outros tipos celulares 
(macrófagos e linfócitos T). Entretanto, enquanto o infiltrado de outras 
células diminuiu com o passar do tempo, o infiltrado de mastócitos 
apresentou pico tardio (D14). 
• O infiltrado de mastócitos foi concomitante à infiltração de macrófagos e 
linfócitos T, assim como com a expressão de fatores pró-inflamatórios,  
pró-fibróticos e de transdiferenciação.  
• A persistência do infiltrado de mastócitos apresentou associação com a 
expressão de vimentina e com a presença de miofobroblastos, sugerindo que 
mastócitos estejam envolvidos tanto no processo de regeneração como na 
iniciação do processo de fibrose tecidual. 
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